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RESUMEN 
 
El presente estudio tuvo como objetivo determinar el nivel sérico de la hormona 
estradiol en alpacas hembras adultas al momento del primer servicio postparto y su 
influencia sobre la tasa de concepción. Con esta finalidad, se utilizaron 85 alpacas 
hembras adultas, vacías y sin cría, las cuales fueron servidas por machos enteros de 
fertilidad comprobada, previa evaluación de conducta de receptividad frente al macho. 
Se tomaron muestras de sangre por punción de la vena yugular, luego fueron 
centrifugadas a 3000 rpm por 10 minutos y los sueros obtenidos fueron mantenidos en 
congelación a –20 ºC hasta su análisis. Posteriormente, para efecto de determinar la tasa 
de concepción se utilizó la técnica de ecografía a los 25-27 días postcopula, mediante un 
ecógrafo ALOKA SSD5OO y un transductor de 7.5MHz para detectar animales 
gestantes en base a la observación de una estructura anecoica en el útero 
correspondiente a la vesícula embrionaria y la del embrión en sí. La determinación de 
estradiol fue realizada mediante la técnica de radioinmunoensayo (RIA) para humanos. 
La media general de la concentración de estradiol fue de 0.78 ± 0.39 pg/ml. Los valores 
encontrados fueron divididos en dos grupos, según el nivel de estradiol: Grupo A (nivel 
basal de estradiol < 0.5 pg/ml) y Grupo B (Nivel de estradiol > 0,5 pg/ml). Los 
resultados obtenidos permiten evidenciar niveles bajos de estradiol en alpacas. La 
concentración de estradiol no fue afectada por la categorización de los animales con 
preñadas o vacías. Las hembras preñadas presentaron una media más alta de nivel de 
estradiol (0,85 ± 0.59 pg/ml) que las hembras vacias (0,68 ± 0.47 pg/ml), pero esta 
diferencia no fue estadísticamente significativa (p > 0.05). 
 
Palabras clave: Alpaca, estradiol, concepción, radioinmunoensayo 
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SUMMARY 
 
 The objective of this study was to determine the serum oestradiol level in female 
adult alpacas during the first mating post-partum and its influence on the conception 
rate. For this purpose 85 non-pregnant and non-lactating female adult alpacas were 
used. Animals were mated with male adults and of proved fertility. Previously to 
mating, females were also evaluated by sexual receptivity to the male. Blood samples 
were taken by jugular venipunction to obtain serum. The samples were centrifuged by 
10 minutes at 3000 rpm and serum was maintained in freezing to -20ºC, until their 
analysis. Subsequently, we did ultrasound evaluations to establish the conception rate 
on days 25-27 after mating. Pregnancy rate was determined by ultrasonography with a 
ALOKA SSD500 and probe of 7.5 MHz and defined as the presence of an embryonic 
vesicle and embryo in itself. The oestradiol determination was carried out by means of 
the radioimmunoassay technique (RIA) for human. The mean of oestradiol 
concentration was 0.78 ± 0.39 pg/ml. The values were divided in two groups according 
to its oestradiol level: group A (basal oestradiol level < 0.5 pg/ml) and group B 
(oestradiol level > 0,5 pg/ml). The obtained results shown that majority of samples had 
very low, basal or undetectable concentration of oestradiol in alpacas. Oestradiol level 
was not affected by the categorization in pregnant and non-pregnant animals. The 
females pregnant presented values of oestradiol concentration (0,85 ± 0.59 pg/ml) 
higher than females non-pregnant (0,68 ± 0.47 pg/ml), but this difference was not 
statistically significant (p > 0.05). 
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I. INTRODUCCIÓN 
 
     La crianza de camélidos sudamericanos (CSA) constituye una actividad de gran importancia social 
y económica para el poblador andino. La carne de estas especies es la principal fuente de proteína 
animal, emplea la fibra como insumo para elaborar sus vestimentas, además de obtener ingresos 
económicos a través de la venta y utiliza a la llama como medio de transporte de sus productos. La 
casi totalidad de este recurso (90%) se encuentra en manos de las comunidades campesinas (Carpio, 
1991). 
     En alpacas y llamas, la eficiencia reproductiva de las hembras resulta ser un importante 
componente dentro de los sistemas de crianza en la zona andina, porque determina el número de 
unidades productivas del rebaño (Novoa, 1989). Sin embargo, su nivel de productividad se ve afectado 
por la baja eficiencia reproductiva, que expresada en tasa de natalidad no es mayor al 50 % (Novoa, 
1991) y con una mortalidad embrionaria que puede llegar hasta un 50 % al mes de gestación 
(Fernández Baca et al., 1970b).  
     Los camélidos no presentan un ciclo estral definido comparable a los descritos en otras especies 
(Novoa, 1992) y se incluyen en el grupo de ―ovuladores inducidos‖ (San Martín et al., 1968), donde la 
cópula es necesaria para producir el estímulo para la producción y liberación de las hormonas 
hipofisiarias requeridas para la ovulación (Novoa y Leyva, 1996). Las características conductuales con 
períodos largos de aceptación al macho y períodos muy cortos de rechazo, reflejarían las ondas de
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crecimiento, maduración y atresia folicular y la presencia continua de folículos que secretan 
cantidades adecuadas de estrógeno, hormona responsable de la manifestación de receptividad 
(Fernández Baca, 1971) y de manera similar en llamas (Adams et al., 1990).  
     Existen contradicciones sobre las concentraciones de estradiol y actividad folicular. Bravo et al. 
(1990b) sugiere que las concentraciones de estradiol están positivamente asociadas con la actividad 
folicular, reportando que las concentraciones de sulfato de estrona en la orina estuvieron elevadas en el 
día del servicio (30.2 ng/mg), indicando la presencia de folículos antrales grandes, pero luego 
disminuyeron a 11 ng/mg a las 24 horas del servicio; y, a 5.1 ng/mg para las 48 horas post-servicio o 
tratamiento con GnRH (Bravo et al., 1992). Sin embargo, Sumar (1997) sugiere que no existe relación 
directa entre función ovárica y receptividad sexual en alpacas hembras porque muchas de ellas 
muestran receptividad aun sin presentar folículos o con folículos menores de 3 mm.  
     De otro lado, Sumar et al. (1988), sugieren que el estradiol tiene un rol sobre la ovulación, porque 
determinó una elevación brusca de 100 – 200 pmol a 700 pmol, después de la cópula pero antes de la 
ovulación; sin embargo Bravo et al. (1990a) reportan que el estradiol de los folículos ováricos no 
produce el pico pre-ovulatorio de LH sino que éste se da directamente estimulado por la cópula; y que 
además los niveles de 17β-estradiol se mantienen iguales por 18 horas post-servicio (12 pg/ml), 
tendiendo a declinar a las 22 horas y siendo significativamente baja hasta las 48 horas post-cópula (5.5 
pg/ml).  
     La relación entre la conducta de receptividad de alpacas hembras con la secreción de hormonas 
esteroides ováricas y su efecto sobre la tasa de concepción, no han sido establecidas, por lo que el 
presente estudio tiene como objetivo determinar la posible influencia existente entre los niveles séricos 
de estradiol y la tasa de concepción en alpacas. 
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II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 
2.1.      Anatomía reproductiva 
 
     Muchos aspectos de la reproducción son similares entre alpacas y llamas, pero la extrapolación 
indiscriminada de los fenómenos reproductivos debe evitarse. El aparato reproductor de la alpaca 
encargado de la función reproductiva de la especie, está formado por los órganos sexuales primarios o 
gónadas, órganos accesorios y órganos copuladores y genitales externos (Sato y Montoya, 1990). 
     Los ovarios miden aproximadamente 1.5 cm de longitud, 1.2 cm de ancho y 0.9 cm de espesor 
(Sato y Montoya, 1990), son de forma ovalada, ligeramente aplanados y presenta en los adultos una 
superficie fuertemente lobulillar (Sato et al., 1986) debido a la presencia de folículos de más de 3 mm 
de diámetro y cuerpos lúteos que sobresalen de la superficie (Fernández Baca, 1970), los cuales 
producen hormonas esteroidales necesarias en la regulación del ciclo estral (Baird, 1988). Cada ovario 
está rodeado completamente por un largo pliegue del mesosalpinx con forma cónica denominado 
bursa ovarii, cuya porción apical forma un amplio orificio circular que comunica con la fimbria del 
oviducto (Bravo et al., 2000). 
     Los oviductos presentan un trayecto sinuoso de 10 a 12 cm de longitud y se hallan suspendidos en 
el mesosalpinx (Sato et al., 1986; Sato y Montoya, 1990). Cada oviducto se une a un cuerno uterino a 
través de un estrecho orificio que forma una papila protuberante. Esta estructura, denominada istmo, 
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actúa como un esfínter para evitar movimientos retrógrados de los fluidos contenidos en el útero 
(Sumar, 1985).  
     El útero es de tipo bicorne y presenta cuernos, cuerpo y cervix. El cuerno izquierdo es ligeramente 
mayor que el derecho (Sato et al., 1986), en un 90 % de casos fue encontrado ser el más irrigado (Sato 
et al., 1988). El cuerpo es de forma tubular aplanada dorsoventralmente y con una túnica mucosa lisa. 
La cervix es estrecha, formada por 3 o 4 pliegues anulares del mesometrio. El canal cervical es 
sinuoso y oblicuo, de 2 cm de longitud (Sato et al., 1988). 
     En cuanto a la anatomía vascular, se encontró que mucha sangre venosa del cuerno izquierdo drena 
hacia el cuerno derecho, esto por la presencia de una vena que cruza a lo largo, atravesando del cuerno 
izquierdo hacia el derecho, lo cual es compatible con la hipótesis de que el cuerno izquierdo puede 
ejercer un control luteolítico sobre el cuerpo lúteo en el ovario derecho, através de una ruta veno-
arterial (Del Campo et al., 1996).  
 
2.2.      Pubertad 
     
     Desde un punto de vista práctico se considera que la pubertad, en los mamíferos, se alcanza cuando 
un macho o una hembra es capaz de liberar gametos viables y de manifestar una conducta sexual 
completa (Hafez et al., 2002); así, en condiciones normales de cría, la pubertad se inicia en bovinos 
entre los 10 y 12 meses (Jainudeen y Hafez, 2002) y en ovinos entre los 6 y 9 meses (Jainudeen et al., 
2002). 
     En los CSA aún existe cierta incertidumbre acerca del momento en que se inicia la pubertad de la 
hembra, en otras especies se sugiere que la inactividad hipotalámica es la responsable de mantener el 
estado prepuberal; evidencias señalan que en bovinos y ovinos existe un efecto de retroalimentación 
negativa de los estrógenos ováricos antes de la pubertad sobre el pulso generador de GnRH (Kinder et 
al., 1987 citado por Stevenson, 1997). Pero conforme se acerca la pubertad este efecto disminuiría, 
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convirtiéndose paulatinamente en un mecanismo de retroalimentación positiva provocando el aumento 
de las concentraciones circulantes de gonadotropinas, por incremento en amplitud y frecuencia de sus 
pulsos periódicos (Hafez et al., 2002), necesarios para la maduración folicular y ovulación (Kinder et 
al., 1987 citado por Stevenson, 1997). Sin embargo, recientemente se ha demostrado una participación 
activa de la leptina, que estaría relacionada con el inicio de la pubertad en animales y humanos dando 
una señal para la activación del eje hipotálamo-hipófisis-gónada (Mantzoros, 2000). 
     En tal sentido, se ha comprobado que alpacas hembras de un año de edad muestran una similar 
conducta sexual que las hembras con dos o más años de edad (Novoa et al., 1972) presentando 
ovulación, fertilización y posterior natalidad. Asimismo de que hembras que alcanzan pesos ≥ 33 kg. 
(Aproximadamente 60 % de su peso vivo) tienden a concebir, aunque el peso vivo de las crías al parto 
sean inferiores significativamente que la de hembras con 38 kg. de peso vivo a la monta (Leyva y 
Sumar, 1981); y que por cada kilogramo de incremento de peso corporal hubo 5% de incremento en el 
porcentaje de natalidad. Sin embargo, resulta común de que en la mayoría de explotaciones se 
empadren a las hembras al cumplir los dos o más años de edad, lo que demuestra la pérdida 
innecesaria del potencial reproductivo en estos animales (Novoa, 1992). 
 
2.3.      Conducta sexual 
 
     Estudios realizados sobre la reproducción en alpacas han determinado que la ovulación es inducida 
por la cópula (San Martin et al., 1968), no muestran un ciclo estral definido como en otras especies 
(Novoa, 1992), por el contrario permanece sexualmente receptiva a los machos en forma 
aparentemente continua (Fernández Baca et al., 1972). Esto se debe a que hay un desarrollo folicular 
intenso y continuo con la consiguiente secreción de estrógenos, hormona responsable de la 
manifestación de receptividad (Fernández Baca, 1971). En ausencia de macho, excepto por períodos 
cortos de exposición para detección de celo, las hembras permanecen receptivas al macho hasta por 
30-40 días, con períodos cortos de no aceptación no mayores de 2 días (Novoa, 1989); esta conducta 
 6 
particular es típica de animales de ovulación inducida en donde no hay una ruptura folicular 
espontánea, como en ovinos por ejemplo, a menos que haya un estímulo que lo produzca (Novoa, 
1992, San Martin et al., 1968). La cópula es en posición cubito-ventral y es el estímulo coital el factor 
que induce la ovulación (Fernández Baca et al., 1972).  Adams et al. (1990) y Bravo et al. (1990b) 
también describen este mismo comportamiento en llamas. El período de no receptividad generalmente 
se debe a la presencia de un cuerpo lúteo, aunque también a la presencia de folículos luteinizados, que 
secretan cantidades elevadas de progesterona (P4), hormona responsable de inhibir la respuesta 
hipotalámica para la liberación de estrógenos en la hipófisis (Pollard et al., 1994).  
     La hembra sexualmente receptiva, cuando es requerida por el macho, a veces intenta escapar, pero 
rápidamente se para, se deja montar y adopta la posición copulatoria (Novoa y Leyva, 1996). Otras 
hembras, responden ante la pareja en cópula, adoptando la posición sentada muy cerca de ellos, o 
simplemente se quedan olfateando al macho; mientras que esporádicamente se ha observado hembras 
receptivas intentando montar a otras del rebaño (Fernández Baca, 1971; Sumar 1993). Existen varios 
grados de receptividad sexual que estarían relacionados con el grado de desarrollo folicular 
(Fernández Baca, 1971; San Martin et al., 1968), sin embargo tal receptividad no está siempre 
asociada con la presencia de un folículo dominante (Bravo et al., 1994; Sumar et al., 1993). También 
existen hembras que estando receptivas no aceptan la monta (San Martín et al., 1968). Las hembras no 
receptivas rechazan los requerimientos del macho, escapando y escupiéndolo; aunque machos muy 
agresivos pueden forzar a algunas, sobretodo a las primerizas, a adoptar la posición de cópula (Adams, 
1997), saltando sobre ellas presionando los flancos con sus miembros anteriores y aprovechando su 
mayor masa corporal (Sumar, 1993).  
     La actividad sexual es intensa al inicio del apareamiento, posteriormente va disminuyendo en 
intensidad, tal es así que en el primer día de empadre más del 50 % de hembras son servidas y muchas 
de ellas reciben hasta 5 ó 6 servicios en ese día, siendo la actividad de los machos muy intensa 
realizando hasta 18 servicios el primer día, con una duración de 5 a 40 minutos cada uno; sin embargo, 
la duración de la cópula varía en relación a la frecuencia de montas del macho, siendo el primer 
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servicio más prolongado que los sucesivos en el mismo día, y a la competencia entre ellos mismos 
(Fernández Baca, 1971; Fernandez Baca y Novoa, 1968). 
     La no receptividad es una característica diferencial entre hembras preñadas y vacías; puesto que se 
considera que dentro de los 18 a 20 días posteriores a la monta, cuando la receptividad no está 
presente es debido a la preñez (Fernández Baca, 1971), por el efecto inhibitorio de la progesterona. En 
relación a la efectividad de determinar preñez en llamas mediante conducta sexual a los 16 días post 
servicio, ésta fue de 76,2 % al compararla con el diagnóstico ecográfico a los 17 días post servicio 
(Cárdenas et al., 2001).  
     Sumar et al. (1972) encontraron que a los cuatro primeros días posteriores al parto las hembras 
pueden ser receptivas al macho y copular, sin embargo la fertilización se logró sólo a partir de los 5 
días en un 30%, mientras que a los 10 días en un 70%. Así mismo, el porcentaje de ovulación fue 
mayor en hembras con un período postparto ≥ 20 días (Bravo et al., 1995a). La involución uterina 
completa fue observada en un 63% de hembras a los 21 días postparto (Bravo et al., 1995b). 
     El período reproductivo de las alpacas ocurre en la estación de lluvia (Diciembre – Marzo), en los 
cuales la disponibilidad de alimento, es la más alta (Sumar, 1996; Fernández Baca ,1993). Schmidt 
(1973) reporta que en el hemisferio norte, las alpacas se reproducen durante todo el año, asimismo, en 
Nueva Zelanda, las alpacas se reproducen por igual en los meses de primavera y otoño (Pollard et al., 
1995); la proporción de preñez observada en hembras servidas en primavera no difirió de aquellas 
servidas en otoño (Knigth et al., 1995). Sin embargo, el reporte de Pollard et al. (1995) sugiere que 
hembras y machos muestran un menor interés sexual durante los meses de primavera. 
 
2.4.      Control neuroendocrino de la reproducción 
 
     Las funciones reproductoras en las hembras se encuentran bajo el control de una compleja 
interacción entre hormonas hipotalámicas, hipofisiarias y gonadales. El hipotálamo está considerado 
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como un órgano final de integración de las informaciones del encéfalo, produce neurosecreciones, y 
con ayuda de hormonas liberadoras e inhibidoras de la liberación, gobierna la secreción de las 
hormonas adenohipofisiarias, entre las que se encuentran las hormonas gonadotróficas, FSH y LH 
(Hafez et al., 2002; Arthur et al., 1991). Estudios en bovinos y ovinos sugieren que la leptina 
estimularía la activación del eje hipotálamo-hipofisiario-gonadal, al servir como señal para el sistema 
nervioso cuando las reservas críticas de grasa sean adecuadas para la secreción de la GnRH, 
(Mantzoros, 2000; Baldelli et al., 2002). 
     La GnRH regula la secreción y liberación de las gonadotropinas hipofisiarias para el control de la 
actividad ovárica, incluyendo la secreción de hormonas esteroides y no esteroides y ovulación. Se ha 
encontrado en muchas especies que la eminencia media contiene la mayor cantidad de GnRH, y es 
considerada el área en la cual el péptido es almacenado en las terminaciones neuronales, anterior a la 
liberación hacia la sangre portal hipofisial (Clarke, 1987). La liberación de forma pulsátil de la GnRH 
en el hipotálamo estimula la liberación de FSH y LH de la hipófisis, tal es así que, la estimulación 
coital provoca un reflejo neuro-endocrino que activa el centro de la GnRH, liberándose la oleada 
preovulatoria de LH (Arthur et al., 1991). 
     Las concentraciones de LH son altas (3.6±0.9 ug/L) en el día del empadre en alpacas (Aba et al., 
1995) o post-tratamiento con GnRH (Bravo et al., 1992), alcanzando su valor pico a las 2-3 horas 
post-servicio (Bravo et al., 1991); y para el día 4 post-servicio, los valores declinan hasta el límite de 
detección (0.8ug/L), manteniéndose en ese nivel (Aba et al., 1995). Bravo et al. (1990a) mostraron 
que hembras llamas con pequeños folículos liberan menos LH después de la cópula, comparados a 
hembras con folículos normales o grandes. Tanto de llamas como en alpacas la respuesta de LH a la 
cópula fue dependiente al tamaño folicular, liberando cantidades alrededor de las 6 horas post-cópula 
de 29.1, 62.4, 55.1 y 63.7 ng/ml/h en aquellas hembras que tuvieron folículos pequeños, en 
crecimiento, maduración o regresión, respectivamente (Bravo et al., 1991). Estudios indican que 
llamas y alpacas no responden con elevación de niveles de LH en posteriores cópulas (con intervalos 
de 6 ó 24 horas) lo cual sugiere la presencia de un período refractario del hipotálamo y de la hipófisis a 
la elevación de LH inducida por la cópula y que por lo menos dura 24 horas (Aba et al., 1995). 
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     Sin embargo, la cópula no afecta la secreción de FSH en llamas ni alpacas, ya que en hembras que 
copularon, la concentración fue de 0.96 ng/ml y en las que no recibieron cópula fue de 0.94 ng/ml 
(Bravo et al., 1991). 
     Los niveles de progesterona son basales al momento del empadre (0.3±0.1 nmol/L), 
incrementándose en el día 4 post-servicio a 1.6 nmol/L (Aba et al., 1995; Adams et al., 1991); 
alcanzando niveles de 11.7 nmol/L en el día 8 post-servicio, para luego decaer entre los dias 8 y 18 
post-servicio en alpacas preñadas. Mientras que en alpacas no preñadas, la progesterona comenzó a 
descender en los días 8 y 9 post-servicio, llegando a valores límites detectables (0.2nmol/L) durante 
los dias 10 y 11 (Aba et al., 1995).  
     Las concentraciones de 17β-estradiol en el día del empadre son elevadas en alpacas (23 pmol/L) y 
que en el día 4 post-servicio estos valores llegan a niveles de 6 pmol/L, permaneciendo bajos hasta el 
día 7, el cual está asociado con altos niveles de prostaglandinas. En el día 8 el patrón de secreción del 
estrógeno varía dependiendo si las hembras resultan preñadas o vacias. En las hembras preñadas los 
niveles de estrógeno aumentaron entre los días 9-11 (10 pmol/L), para después alcanzar niveles bajos 
el día 13. En alpacas no preñadas, la secreción de estrógenos se incrementó en el día 8, llegando a 
concentraciones de 24 pmol/L en el día 11 post-servicio (Aba et al., 1995). 
     En experimentos realizados por Leyva y García (1999b) se infiere que el eje hipotálamo-
hipofisiario de la alpaca en celo es sensible al efecto inhibitorio de la progesterona, sugiriendo que los 
días de celo que normalmente presentan las alpacas después de la ovulación es porque los niveles de 
progesterona secretado por el cuerpo lúteo en formación es aun insuficiente para ejercer este efecto 
inhibitorio. 
 
2.4.1.      Dinámica folicular  
     Estudios de los mecanismos endocrinológicos involucrados sobre la dinámica folicular en 
rumiantes, sugieren la participación de factores para la activación gradual de folículos; además los 
estudios señalan que habría un paso espontáneo facilitado del folículo primordial hacia folículo 
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secundario y que dicha transición sería crítica para el desarrollo hacia folículo preantral y antral 
(Fortune, 2003). En ovinos el crecimiento folicular se inicia del estadío folículo primordial y folículo 
primario que posee una sola capa de granulosa, a través de un crecimiento basal sin efecto estimulante 
de las hormonas gonadotróficas. El folículo primario en su estadío avanzado se vuelve susceptible a 
las hormonas gonodotróficas, es así que la FSH estimula la división mitótica de las células de la 
granulosa y conjuntamente con la LH origina los folículos secundarios, luego terciarios; así como 
también la transformación de las células del estroma en células tecales. La LH entra en la teca para la 
transformación de testosterona, y ésta pasa a la granulosa donde la FSH activando la cadena aromática 
la transforma en estrógeno acompañado con secreciones de la granulosa que resultan en incremento 
del líquido folicular y por ende del tamaño folicular. Sugiriendo que la FSH inicia el crecimiento de 
los folículos antrales (Leyva, 1996), efecto estimulante que está fundamentado en todas las especies 
(Greenwald et al., 1994).  
     El desarrollo de folículos antrales pequeños no es estrictamente dependiente de gonadotropinas, 
sino que los factores locales FGF (factor de crecimiento fibroblástico), EGF (factor de crecimiento 
epidérmico) y el IGF (factor de crecimiento semejante a insulina) tienen influencia directa en el 
desarrollo folicular al promover la proliferación de las células de la granulosa (Monniaux et al., 1997). 
El IGF-I sería un inhibidor de la apoptosis de células de la granulosa en folículos antrales tempranos y 
preovulatorios (Chun et al., 1996). El factor de crecimiento epidérmico (EGF) y el factor de 
crecimiento fibroblástico (FGF) inhiben la apoptosis de células de la granulosa en folículos 
preovulatorios (Tilly et al., 1992; Chun et al., 1996); y la activita lo hace en folículos antrales 
tempranos (Chun et al., 1996) previniendo la prematura luteinización y atresia (Leyva, 1996). 
     La IGF-I cumple un rol fundamental en el reclutamiento y selección del folículo dominante, y 
favorece la aromatización inducida por la FSH en las células de la granulosa, de ahí el aumento 
paulatino de estradiol en el folículo dominante (Steinkampf et al., 1988). Al emerger el folículo 
dominante incrementa su producción de estradiol y de inhibina; que tiene como consecuencia, la 
maduración sostenida de dicho folículo y la restricción del crecimiento de otros folículos (Monniaux et 
al., 1997) al regularse la secreción de FSH por el sinergismo de ambas hormonas (Leyva, 1996). El 
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desarrollo de folículos terminales es dependiente estrictamente de gonadotropinas, dado que su 
crecimiento está caracterizado por un fuerte incremento en la sensitividad a la FSH por sus células de 
la granulosa (Monniaux et al., 1997) y a que cuando el folículo dominante alcanza el tamaño 
preovulatorio adquiere receptores de LH en la granulosa, probablemente por influencia del estradiol, 
permitiéndole sobrevivir al descenso de FSH que ocurre previo al pico preovulatorio de LH, que es 
potencial para la ovulación (Findlay, 1993; Leyva, 1996). Así, la integración de señales extraováricas 
y factores intrafoliculares determinarían si un folículo continua su desarrollo o se atresia (Webb et al., 
2003); como ocurre con el folículo dominante quien puede sobrevivir al descenso de FSH por la 
acción temprana de factores locales como IGF-1, activina e inhibina, quienes sensibilizan sus células a 
la estimulación por gonadotropinas; a diferencia de los folículos subordinados que al parecer no 
desarrollarían estos mecanismos de sobrevivencia por lo que siguen el camino a la atresia (Findlay, 
1993). 
     En las especies domésticas se ha determinado que los fenómenos de crecimiento y desarrollo 
folicular se traducen en las llamadas ondas foliculares a lo largo de un ciclo estral (Illera, 1994). En los 
camélidos se desarrollan ondas foliculares sucesivas, donde un grupo de folículos son reclutados, de 
los cuales es seleccionado uno e inicia su crecimiento (Vaughan et al., 2004), diferenciándose y 
alcanzando el tamaño ovulatorio (≥ a 7mm de diámetro); mientras que los demás regresionan (Bravo 
et al., 1990b; Fernández Baca, 1993; Brown, 2000). Por lo cual se describen tres fases o estadíos: 
crecimiento, maduración y regresión (Bravo et al., 1990b; Novoa, 1991), encontrándose que el 
crecimiento folicular toma 4,8 ± 1,5 días para alcanzar el tamaño ovulatorio, los cuales perduran 
(maduración) 5 ± 1,6 días para luego regresionar durante un período de 4,0 ± 1,1 días; determinándose 
un promedio total de onda folicular de 13,8 días (Bravo et al., 1990b). Sin embargo, Adams et al. 
(1990) determinaron un largo total de 20 a 25 días y Aba et al. (2000) establecieron el largo de la onda 
en 22,6 ± 2,5 días; diferencias que se deberían al estado lactacional de los animales empleados 
(Adams, 2001). En un 85% de los casos, el crecimiento folicular se alterna entre ambos ovarios 
(Sumar, 1979; Bravo et al., 1990b), lo cual explicaría los largos períodos de aceptación al macho 
(Bravo y Sumar, 1985). Las hembras alpacas con celos manifiestos muestran folículos mayores a 
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6mm. (Bravo y Sumar, 1989) y las concentraciones de estradiol están positivamente asociadas con la 
actividad folicular (Bravo et al., 1990b; Bravo et al., 1991; Aba et al., 1995). En llamas se ha notado 
que la presencia y persistencia del cuerpo lúteo se asocia con una depresión en el número de folículos 
detectados y una notable reducción de los folículos dominantes (Adams et al., 1990). Aba et al. (1995) 
encontró que en llamas y alpacas preñadas la progesterona ejerce un efecto negativo sobre la actividad 
folicular, por la reducción de la producción folicular de 17β estradiol, en relación al acortamiento de la 
duración de la onda folicular. 
 
2.4.2.      Ovulación 
 
     La ovulación en animales domésticos ocurre en respuesta a varios mecanismos y factores 
fisiológicos, como la posible acción de prostaglandinas estimulando las contracciones ováricas y 
activando fibroblastos tecales los que liberan enzimas proteolíticas que digieren la pared folicular y la 
lámina basal del ovario. En la mayoría de rumiantes domésticos la ovulación es espontánea y se 
produce al final del estro, cuando la LH llega a su pico preovulatorio y los niveles de estrógeno están 
descendiendo. (Hafez y Hafez, 2002a). 
     En los CSA la ovulación se produce por inducción de la cópula que es el estímulo nervioso que va 
al hipotálamo para desencadenar la liberación de la GnRH, la cual actúa sobre la hipófisis, 
estimulando la secreción de LH (Fernández Baca et al., 1970a; Bravo et al., 1990a), y ocurre 
aproximadamente 26 horas después del coito en alpacas (San Martin et al., 1968; Fernández Baca et 
al., 1970a) y en llamas (Sumar et al., 1988), o 24 horas después de la inyección de LH (1mg), GnRH 
(4-8ug) y hCG (500-700 UI) (Sumar, 1981; Aller et al., 1999; Huanca et al., 2001).  
     Bravo et al. (1992) indican que la cópula simple o el tratamiento con GnRH provoca la liberación 
de LH suficiente para causar la ovulación, y que un segundo estímulo, cópula o GnRH, dentro de las 
primeras 24 horas, no provoca respuesta de la LH, siguientes a la liberación inicial de LH ovulatoria. 
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     Una proporción variable de hembras (10-20%) no llega a ovular en respuesta a uno o más servicios, 
ya sea con macho entero o vasectomizado; es probable que estas fallas ovulatorias se deban a 
variaciones en el estadío de desarrollo  folicular (Novoa, 1992). Por el contrario, Sumar et al. (1987a) 
demuestran que contactos ligeros entre machos y hembras, junto a estímulos visuales, olfatorios y 
auditivos pueden ser responsables de supuestos casos de ovulación espontánea, siendo alta la 
incidencia (42%) en el apogeo de la estación sexual de diciembre a marzo. Estudios posteriores hechos 
por Adams et al. (1990) en llamas reportaron un 9 a 15 % de ovulación espontánea. 
     Se ha observado un incremento significativo de concentraciones de LH plasmática, 15 minutos 
después del impulso inicial de la copula en llamas, con el pico preovulatorio de LH a las 2 horas post 
coito (3-8 ng/ml) volviendo a niveles basales (0.96 ng/ml) 7 horas post copula; mientras que niveles de 
estradiol 17 β se mantuvieron iguales a las 18 horas post servicio, declinando a las 22 horas y cayendo 
significativamente a las 48 horas post cópula (Bravo et al., 1990a). 
     En ovejas, en la etapa de pubertad, la frecuencia de los pulsos de LH se incrementa para impulsar el 
desarrollo folicular y la producción de estradiol, el cual provoca el surgimiento gonadotrópico y la 
ovulación (Foster et al., 1985). En camélidos, la respuesta de la LH a la copula fue dependiente del 
tamaño folicular; asi, las hembras que liberaron menos cantidad de LH como respuesta a la cópula 
fueron aquellas que presentaron folículos pequeños (<7 mm) (Bravo et al., 1991). 
     Se ha descrito una asociación entre la descarga ovulatoria de LH y los niveles altos de estradiol 17 
β, puesto que los niveles encontrados durante el estro de 100-200 pmol/l se incrementaron a 700 
pmol/l para el primer día del empadre; sugiriendo que estos altos niveles pueden haber sido causados 
por el estímulo coital (Sumar et al., 1988). Sin embargo, Bravo et al. (1990b) demostraron en llamas 
que el estrógeno desarrollado de los folículos ováricos no induce la descarga ovulatoria de la LH, sino 
que hubo un surgimiento de la LH subsecuentemente a la cópula; y que además los niveles de 17 β-
estradiol se mantienen iguales por 18 horas post-servicio (12 pg/ml), tendiendo a declinar a las 22 
horas y siendo significativamente baja hasta las 48 horas post-cópula (5.5 pg/ml) (Bravo et al., 1990a). 
 14 
     La cópula es relativamente larga en los CSA y con períodos variables (Sumar, 1997). Existen 
trabajos que refieren que a mayor tiempo de duración de la cópula se obtiene mayor porcentaje de 
alpacas que ovulan; sin embargo, se ha encontrado que en varios casos hembras con más de 20 
minutos no llegan a ovular, mientras que otras con 5 minutos sí lo hacen (Vivanco et al., 1985).  
     Chen et al. (1985, citado por Sumar, 2002), encontraron que en el camello Bactriano la colocación 
artificial de semen en la hembra induce la ovulación, así también lo hace la colocación de semen de 
bovino y el plasma seminal del camello, pero no así el semen de cerdo ni de cabra. Esto hace pensar en 
la presencia de un Factor de Inducción a la Ovulación (FIO) presente en el semen del camello y del 
bovino. Rios et al. (1985) sugieren también la presencia de un FIO en el semen puro del macho alpaca, 
que también actuaría como un factor estimulante de la ovulación. 
     Se han descrito ovulaciones múltiples en cerca de 10 % de alpacas después de la cópula, en la 
mayoría dobles, y en un 20 % después de la inyección de hCG (Fernández Baca, 1993), pero nunca se 
han descrito partos múltiples (Fernández Baca, 1971). 
 
2.4.3.      Cuerpo Lúteo 
 
     Luego de la ovulación, se da inicio a la fase luteal con la formación del cuerpo lúteo (CL) a partir 
del folículo roto (Fernández Baca et al., 1970c) por acción de la LH; las células tecales se luteinizan 
para dar lugar a las células luteales pequeñas, además se produce la hipertrofia y luteinización de las 
células de la granulosa dando lugar a las células luteales grandes; ambas células luteales son 
responsables de secretar progesterona (P4) (Hafez y Hafez, 2002b). 
     El CL alcanza su máximo diámetro con la máxima concentración de progesterona plasmática en los 
días 8-9 post copula (día 0 ═ cópula), declinando ambas alrededor del día 10 a 11 post copula en 
hembras vacías durante la luteolisis. En alpacas y llamas no preñadas el útero controla la regresión del 
CL. La histerectomía parcial prolonga la vida del CL ipsilateral al cuerno uterino extraído. Además se 
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sugiere que el cuerno uterino derecho tiene efecto luteolítico local, mientras que el izquierdo tiene 
efecto luteolítico local y sistémico  (Fernández Baca et al., 1979). 
     El rol que cumple el CL en alpacas y llamas fue estudiado y los resultados indicaron que el cuerpo 
lúteo es necesario para el mantenimiento de la preñez durante toda la gestación en ambas especies, 
clasificándolas como CL-dependientes sobre la base de la necesidad de progesterona (Sumar, 1988). 
     Se ha demostrado que hay una mejor respuesta en la secreción de las hormonas gonadotróficas 
sobre el establecimiento y desarrollo del CL en la preñez en alpacas, debido probablemente al efecto 
sensibilizante de la progesterona exógena secretada por un CL  previo al celo (Leyva y García, 1999c). 
Sin embargo la progesterona exógena reduce la vida del CL cuando se administra tempranamente en la 
fase luteal inducida y el efecto disminuye conforme incrementa en edad el cuerpo lúteo (Leyva y 
García, 1999b); mientras que la aplicación de prostaglandina exógena sólo afecta la vida del cuerpo 
lúteo cuando se administra después del día 4 de la fase luteal inducida (Leyva y García, 1999d). 
 
2.4.4.      Luteólisis 
 
     La PGF2α es la luteolisina uterina de la oveja y la vaca, transmitida del útero al ovario por una vía 
venoarterial, donde causa la regresión  del CL (Hafez et al., 2002). La secreción de PGF2α en 
animales domésticos como la oveja y la vaca, se produce por el efecto del estradiol sobre las células 
endometriales, en las que estimula la aparición de receptores para oxitocina, el cual interactúa con sus 
receptores en el endometrio y estimula la producción de PGF2α (Lamming and Mann, 1995). 
     Homanics y Silvia (1988) estudiaron los efectos del estradiol, la progesterona y de ambos en 
combinación en ovejas ovariectomizadas, encontrando que la habilidad de la oxitocina para estimular 
la secreción uterina de PGF2α durante el período de luteólisis, depende de una exposición prolongada 
a la progesterona y a su efecto complementario en pequeñas cantidades a la acción del estrógeno.  
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     La luteolisis en llamas no preñadas ocurre entre los días 9-11 post ovulación (Adams et al., 1991) y 
en alpacas también no preñadas ocurre a los 9 -12 días post ovulación (Fernández Baca et al., 1970 c). 
Estudios hechos por Novoa y Leyva (1996) sugieren que la descarga pulsátil de prostaglandina (PGF 
2α) del útero alrededor de 9 a 12 días después de la copula está asociada a la luteolisis. Si ocurre 
concepción después de la monta, el CL se mantiene durante toda la preñez (Sumar, 2002). 
 
2.5.      Fecundación y fertilidad 
 
     Después de la cópula, el transporte de espermatozoides hacia el sitio de fertilización (unión utero-
tubal) en la alpaca es de manera gradual, y se ha demostrado que durante las primeras 12 horas los 
espermatozoides permanecen en los cuernos uterinos; luego, más del 90 % avanza hacia los oviductos, 
específicamente a la unión utero-tubal y el istmo, siendo la concentración máxima a las 18 horas. El 
óvulo fecundado es transportado del oviducto hacia el útero en la alpaca, en un tiempo aparentemente 
comparable con otras especies (6-7 días) como la oveja, vaca, marrana y yegua. A los 4 días post 
cópula, el óvulo fecundado aparece en estadío de mórula con 4-8 blastómeros en el oviducto, al día 7 
aparece como una mórula compacta todavía en el oviducto y al día 10 el embrión ya se encuentra en el 
cuerno uterino y de mayor tamaño (Bravo et al., 1996). Por otro lado, Aparicio (2001) recuperó 
oocitos fertilizados del oviducto hasta el día 3 post ovulación, pero para el día 4 no recuperó el oocito 
ni del oviducto ni del útero, sugiriendo que desde el día 4, el oocito fertilizado se encuentre en su fase 
de transporte de la unión utero-tubal hacia el útero. 
     La tasa de fertilidad es elevada, ya que, generalmente más del 85 % de hembras que ovulan 
presentan por lo menos un óvulo fecundado. Sin embargo, el porcentaje de alpacas preñadas a los 30 
días post servicio se reducía a la mitad del total de hembras empadradas (Fernández Baca et al., 
1970b; Fernández Baca, 1971). 
     Sumar et al. (1987b) relacionaron el número de cópulas con falla de fertilidad, hallándose que ésta 
fue porcentualmente alta en alpacas que recibieron una sola monta, pero a la vez éstas fueron en mayor 
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proporción hembras de un año de edad; en contraparte se han obtenido mayores tasas de natalidad con 
dos servicios el mismo día en intervalo de 6-8 horas (Sumar y Alarcón, 1989) y mayor sobrevivencia 
embrionaria en cópulas adicionales en los días 4 y 5 en alpacas (Aparicio, 2001). 
     Según Ludeña (1979) la fertilidad puede estar influenciada por la flora bacteriana vaginal en 
hembras con transtornos inflamatorios, tal es así que una metritis afecta al 10-13% de hembras en edad 
reproductiva, ejerciendo un factor negativo en las tasas de concepción. 
     La hembra vuelve a ser receptiva 24 a 48 horas después del parto permaneciendo así hasta que se 
produzca una cópula u otro estímulo que induzca la ovulación (San Martín et al., 1968). Sin embargo 
la ovulación y fertilización sólo ocurre en alpacas con 5 días post parto, siendo la tasa de fertilidad de 
30% en este día, aumentando a 70% cuando se empadra a los 10 días (Sumar et al., 1972). 
 
2.6.      Gestación temprana 
 
     La gestación en la alpaca dura en promedio 342 y 345 días para huacayas y suris respectivamente 
(San Martin et al., 1968), con un promedio de 344 días (Raggi et al., 1999); y 350 días en llamas 
(León et al., 1990). Éste período largo permite el nacimiento de una cría con un estado de madurez 
muy avanzado, pudiendo incorporarse casi inmediatamente (Fernández Baca, 1971). 
     El embrión y sus membranas (conceptus) en el porcino, vacuno, ovino y equino producen 
esteroides, proteinas y posiblemente otros agentes que pueden jugar un rol en el establecimiento y 
mantenimiento de la preñez, siendo la clave en este proceso la protección del CL de la acción 
luteolítica (Bazer et al., 1986), sin embargo este mecanismo no está determinado en los CSA. 
     Se asume que entre los 8 y 18 días después de la monta se produce el reconocimiento maternal de 
la preñez (RMP) tanto en alpacas como en llamas, teniendo en cuenta cambios endócrinos producidos 
en este período, como la disminución del nivel de progesterona sanguínea, la elevación de 
concentraciones de estradiol sérico y el incremento en los niveles de PGF2α responsable de la muerte 
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del CL, donde el embrión sería el responsable de dar la señal para evitar la luteólisis produciendo la 
reanudación de la función del CL evitando que se produzca el pico de PGF2α (Aba et al., 1995). 
     En el camello (Camelus dromedarius) se ha encontrado que la liberación de PGF2α del endometrio 
es el agente luteolítico, y que la reducción de esta PGF2α está asociada con la señal de RMP enviada 
por el embrión, el cual debe ser transmitida antes del día 10 post ovulación (Skidmore et al., 1998). Se 
han hecho estudios en embriones de Camelus dromedarius, donde se indicaría que el estradiol podría 
jugar un rol muy importante en el RMP en esta especie, pariente cercano de las alpacas y llamas 
(Skidmore et al., 1994; Skidmore et al., 1997). 
     A pesar de que la actividad ovulatoria es similar en ambos ovarios, la gran mayoría de hembras 
presentan gestación en el cuerno uterino izquierdo; pudiendo encontrar el cuerpo lúteo en el ovario 
derecho (Sumar y Leyva, 1979), lo que revela que los embriones que se originan en el cuerno derecho 
tienen que migrar al lado izquierdo para su implantación (Fernández Baca et al., 1973). Sin embargo, 
Fernandez Baca et al. (1975) mencionaron que en ausencia del cuerno uterino izquierdo, el derecho 
ofrece condiciones igualmente favorables para el desarrollo del embrión. 
     Una explicación, con referencia a la migración, estaría en la actividad luteolítica diferencial de 
ambos cuernos uterinos, al ser sólo local en el derecho y además sistémica en el izquierdo (Fernández 
Baca et al., 1979), por lo cual el embrión al implantarse en el cuerno izquierdo contrarrestaría su 
acción luteolítica (Fernandez Baca, 1993). La implantación del embrión en las paredes uterinas parece 
ocurrir dentro de los 21 días que siguen al servicio fértil (Fernández Baca, 1971). 
 
2.7.      Mortalidad embrionaria 
 
     La mortalidad embrionaria es la causa más frecuente de la baja tasa de natalidad. Aunque exista 
una alta proporción de fertilización (70 a 80%) se sabe que después de la monta natural, se pierden del 
25 al 50% de embriones durante los primeros 30 días de gestación (Fernández Baca et al., 1970b). 
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     La migración del embrión del cuerno uterino derecho al izquierdo es común y al parecer es algo 
propio de la especie, esta hipótesis es corroborada anatómicamente, ya que hay una vena que cruza del 
cuerno uterino izquierdo hacia el derecho, ejerciendo un control luteolítico a través de una ruta veno-
arterial (Del Campo et al., 1996). 
     Se ha determinado que entre los días 4 y 5 post-ovulación existe un periodo crítico en el 
establecimiento y desarrollo de la actividad funcional del cuerpo lúteo y se reporta una ocurrencia 
aproximada de un 12% de mortalidad embrionaria alrededor de este periodo (Leyva y García, 1999c), 
y se sugiere como uno de los responsables al estradiol de los folículos estrogénicos presentes (Leyva y 
García, 2000).  
     La aplicación de progesterona exógena (Leyva y García, 1999b) y estradiol (Leyva y García, 2000) 
antes del día 5 post-ovulación produce reducción de la vida del cuerpo lúteo, en tanto que la aplicación 
de prostaglandina exógena en este mismo periodo no afecta al cuerpo lúteo (Leyva y García, 1999d); 
sin embargo la aplicación de GnRH al día 4 post-ovulación incrementa la tasa de fertilidad y 
sobrevivencia embrionaria (Leyva y García, 1999a). 
     Por otro lado, los resultados de Aba et al., (1995) muestran una disminución de los niveles de 
progesterona alrededor del día 8 y 9 post-ovulación relacionado con un aumento de ondas de 
liberación de prostaglandina F2α y del estradiol 17β, esto es considerado como el segundo periodo 
crítico en la vida del cuerpo lúteo. Y en alpacas la aplicación de estradiol 17β en este periodo tiene un 
efecto benéfico, aumentando la tasa de sobrevivencia embrionaria (Chipayo, 2002). 
 
2.8.      Estradiol 
 
2.8.1.      Generalidades 
     La naturaleza hormonal del control ovárico del sistema reproductor femenino se estableció a 
principios del siglo XX, cuando Knauer (1900, citado por Amoroso 1968) verificó que al transplantar 
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fragmentos de tejido ovarico en conejos ovariectomizados, éstos ya no presentaban síntomas de 
gonadectomía. Situación que luego fue confirmado por Halban (1900, citado por Bachmann 1999), 
quien  logró demostrar la influencia que tenían los ovarios en el desarrollo y comportamiento sexual 
de las hembras. Estudios posteriores en los que se verificaron la presencia de un estrógeno en extractos 
ováricos (Iscovesco 1912, citado por Amoroso 1968), dio base para establecer que el ovario seria una 
glandula de secrecion interna (Allen y Doisy, 1923), y para presumir la existencia de una hormona 
sexual femenina en la sangre de diversas especies de hembras, cuyo principio activo tendría lugar 
durante el estro (Frank et al.  1925). Hechos concurrentes, con la identificación de un principio 
hormonal en la orina de mujeres en periodos de menstruación, y cuya concentración en orina variaba a 
través de las distintas fases del ciclo menstrual. Compuesto hormonal que también fue percibido en 
una alta concentración en la orina de mujeres embarazadas. Lográndose posteriormente su aislamiento 
activo (Doisy et al., 1929; Doisy et al., 1930),  en forma cristalina. 
     El principal estrógeno natural biológicamente activo en seres humanos (Nadal et al., 2001; Hess et 
al., 1997; Hess, 2003) y otras especies (Hafez et al., 2002) viene a ser el estradiol (oestradiol o17β-
estradiol), seguido por la estrona y el estriol. El estradiol, además del  tener impacto crítico sobre  el 
comportamiento sexual y reproductivo de las hembras, interviene en el desarrollo y funcionalidad de  
diversos órganos (Pérez et al., 2005; Vasudevan et al., 2002) incluido el de la estructura ósea (Lee et 
al., 2003). 
 
2.8.2.      Características Bioquímicas 
 
     El estradiol es una hormona esteroide del tipo ciclopentanoperhidrofenantreno, nucleo con tres 
anillos fenantrenos, perhidro y un anillo ciclo pentano D; compuesto por 18 átomos de carbono (C), 
con presencia de un anillo aromático con un grupo hidroxilo en C3 (anillo fenólico A) y un grupo β-
hidroxilo o cetona en la posición 17 del anillo D (Aguila et al., 1999). 
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     Todos los esteroides derivan del colesterol que circula en la sangre en forma de lipoproteínas, el 
que se sintetiza de nuevo dentro del ovario a partir de acetilcoenzima A y del colesterol que se libera 
de los ésteres de colesterol almacenados en las gotas lipídicas (Escobar, 2000).  
     La fuente principal de colesterol a partir del cual el ovario sintetiza esteroides, procede de 
lipoproteínas de baja densidad o LDL que son captadas por receptores LDL existentes en las células 
ováricas. Liberado el colesterol en el interior de la célula, es transportado hacia la membrana 
mitocondrial por la proteina reguladora de la esteroidogénesis aguda (St AR steroidogenic acute 
regulador) y al parecer también por la proteína transportadora de esterol 2 (SCP2 sterol carrier 
protein), el polipéptido activador de la esteroidogénesis (SAP steroidogenesis activator polypeptide) y 
el receptor periférico de benzodiazepina (PBR peripheral benzodiazepine receptor) (Clark et al, 1995 ; 
Myers-Payne et al., 1996). Allí comienza la biosíntesis esteroidea (Segars y Driggers 2002a; Segars y 
Driggers 2002b), que tiene como elemento limitante precisamente la producción de pregnenolona 
catalizada por un complejo sistema enzimático (22-hidroxilasa; 20-hidroxilasa; 20,22-desmolasa). 
Actualmente se sabe que los procesos de transformación de colesterol a pregnenolona, hidroxilación 
en los carbonos 20 y 22 y división de la cadena lateral, están mediados por el citocromo P450scc que 
pertenece al grupo oxidasa del citocromo P450 (Miller, 1988). Siendo asi este grupo P450 y las 
deshidrogenasas las principales enzimas de la esteroidogénesis (Ortiz de Montellano 1989). 
     A partir de la pregnenolona (precursor común a todas las hormonas esteroideas del ovario) se 
produce la progesterona. Un complejo enzimático microsomal interviene en esta transformación, el 
3β-hidroxisteroide-deshidrogenasa/Δ5, Δ 4-isomerasa (3β -HSD). (Micevych et al., 2003). 
     Los andrógenos se sintetizan en el ovario a partir de la pregnenolona y de la progesterona, de forma 
semejante a como lo hacen en la suprarrenal y en el testículo Pentikainen et al 2006),. Un complejo 
enzimático (17α-hidrolasa: C-17,20-liasa) interviene en esta transformación mediada por la enzima 
P450c17 (Foecking et al., 2008). 
     Existen dos vías en la producción de andrógenos: una a partir de la pregnenolona (vía  ∆5) y otra a 
partir de la progesterona (vía ∆4).En las dos vías, el primer paso es la 17α-hidroxilación y con 
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formación de 17α-hidroxipregnenolona y 17α-hidroxiprogesterona. En la vía ∆5-esteroides a la 17α-
hidroxipregnenolona le sigue la formación a androstenodiona y androstenodiol que luego terminarán 
en testosterona. En la vía ∆4-esteroides la 17α-hidroxiprogesterona llega a androstenodiona y termina 
en testosterona (Conley y Bird, 1997). 
     La mayoría de los andrógenos producidos en el ovario son transformados en estrógenos. Pero 
alguno de ellos (androstenodiona y deshidroepiandrosterona) pasan en pequeña proporción a la 
circulación general y pueden ser convertidos en la periferia en testosterona y estrógenos, así como ser 
excretados por la orina en forma de 17-cetosteroides. Foecking et al., 2008). 
 
2.8.3.      Producción 
 
     Los estrógenos se producen en el ovario, a expensas de los andrógenos. La androstenodiona 
originará la estrona y la testosterona el estradiol; para ello ha de producirse la hidroxilación en el 
carbono 3, la aromatización en el anillo A y la pérdida de un grupo CH3 del carbono 10. Estas 
transformaciones están provocadas por un complejo enzimático, la aromatasa P450, localizado en las 
membranas del retículo endoplásmico agranular de varios tipos de células del ovario (Conley y 
Hinshelwood, 2001). 
     En el ovario las células foliculares la teca interna y de la granulosa, así como las células 
intersticiales del estroma, producen hormonas (Mc Natty et al., 1979a; Mc Natty et al., 1979b).Las 
hormonas hipofisarias, FSH y LH, estimulan la biosíntesis de las hormonas esteroideas en el ovario. 
Las células de la teca interna tienen receptores para LH que se une a ellos e incrementa la producción 
de AMP cíclico (c AMP) que constituye el principal mediador intracelular de LH, estimulando la 
biosíntesis esteroidea (Dennefors et al., 1980; Weiss et al., 1978; Hamberger et al., 1978 ). 
     La teca interna está bien vascularizada y recibe lipoproteínas, eligiendo la vía ∆5 para producir 
principalmente androstenodiona (Weihua et al., 2003; Ryan 1982) y en menor cantidad testosterona. 
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Las células de la teca interna estimuladas por la LH también pueden producir progesterona, 
dependiendo del estadío del desarrollo folicular (Bogovich y Richards, 1982). 
     La actividad aromatasa, necesaria para la transformación de andrógenos a estrógenos, es muy 
superior (99.9%)en las células de la granulosa (Hillier, 1981).Por ello, los andrógenos para ser 
transformados en estrógenos han de pasar en su mayoría a las células de la granulosa que poseen 
receptores para la FSH y ésta incrementa la actividad aromatasa(Ryan, 1959; Meigs y Ryan, 1971; 
Simpson et al,1994). 
     Aunque el aumento del estrógeno preovulatorio pudiera ser común entre mamíferos, la regulación 
de la síntesis de esteroides sexuales posee importantes características específicas de especie. Por 
ejemplo, 17α-hidroxiprogesterona es un mal sustrato para la síntesis de androstenediona mediada por 
P450c17 en bovinos y humanos, pero es un buen sustrato para la enzima porcina (Conley y Bird, 
1997). En el cerdo es inusual la síntesis de estrógenos, que cuenta con por lo menos tres genes 
codificando distintas isozimas de P450arom específicos de tejido, mientras que en otros mamíferos se 
ha encontrado solo un gen funcional, sin importar el lugar de la expresión. Además, en el ovario de la 
cerda, la isozima específica de la gónada (Corbin et al., 1995) está expresada tanto en la granulosa 
como en la teca interna, pero en la mayoría de especies esta isozima está expresada solo en la 
granulosa (Conley et al., 1994; Corbin et al., 2003).  
 
2.8.4.      Mecanismo de acción y receptores 
      
     Las hormonas esteroideas son liposolubles y por tanto pueden difundir a través de la bicapa lipídica 
(Stevens y Green, 1972) al interior de las células diana, donde se une a su receptor (proteína de la 
membrana nuclear) y forma el complejo hormona/receptor (Arteaga, 1998; Jensen y Jacobsen, 1962),  
que interacciona con regiones concretas del DNA (Jordan et al., 1985; Duax et al., 1988) e inicia el 
proceso de transcripción a RNA mensajero y, en última instancia, la síntesis de proteinas  (Means y 
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O'Malley, 1972). Regulando la expresión génica en dichas células. (Pérez et al., 2005; Berczi et al., 
2003). 
     Los receptores esteroidales sexuales tienen primordial importancia en los mecanismos 
reproductivos.La respuesta celular depende de distintos factores que afectan la sensibilidad y función 
de los tejidos, como son el número y afinidad a sus receptores (tipos y subtipos de ellos), el estado 
hormonal, la expresión selectiva en los órganos diana, la etapa de desarrollo y el estadio reproductivo 
en que se encuentre el animal y la diferencia entre las diversas especies (Meikle et al., 2004). 
     El receptor de estrógeno (RE) posee dos isoformas producto de dos genes distintos, estas isoformas 
son denominadas RE α  y RE β. En el útero se han descrito las dos isoformas, siendo la α  el principal 
receptor proteico que media la clásica acción estrogénica en las glándulas y estroma endometrial. 
Vasconcellos et al., 2005). 
     La presencia de receptores de estrógenos (RE) ha sido estudiada en el tracto genital de distintas 
especies.  En las ovejas se estudió su presencia en el útero de animales prepúberes y en ciclo (Garfolo  
y Tasende, 1996;  Meikle et al., 2001; Vasconcellos et al., 2006).  Meikle, et al. (2004), consideran 
que los esteroides gonadales regulan a sus receptores de estrógeno de forma diferente a lo largo del 
tracto genital de la oveja, sugiriendo que las células diana de los tejidos pueden modular distintas 
respuestas a los mismos niveles sanguíneos circulantes de hormona. 
     Vermeirsch et al. (1999, 2000), estudiaron la presencia de receptores de estrógeno en útero de perra 
y observaron que su fluctuación fue más pronunciada en el estroma endometrial que en el epitelio 
glandular, concluyendo que el papel de la células estromales en la regulación de los cambios ciclicos 
endometriales normales no debe ser subestimado, ya que ellas podrían mediar la acción de varias 
hormonas esteroidales sobre el epitelio. 
     En los rumiantes, el contenido de RE α  en el útero son abundantes en estro y bajos durante la fase 
luteal (Hendricks y Harris, 1978; Boos et al., 1996; Wathes y Hammon, 1993; Spencer y Bazer, 1995). 
En llamas se ha demostrado que el RE α endometrial es más abundante durante la fase folicular que 
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durante la fase luteal, sugiriendo que como en otros rumiantes el estradiol tiene un efecto estimulatorio 
sobre la expresión de RE α. (Bianchi et al., 2007). 
 
2.8.5.      Efectos en la reproducción 
 
     Los estrógenos afectan muchos tejidos y tienen muchas acciones metabólicas en seres humanos y 
animales. No está claro en todas las circunstancias si los efectos dependen de manera directa de 
acciones de las hormonas sobre los tejidos en cuestión, o de manera secundaria a efectos en otros 
sitios. Sin embargo, en la actualidad está claro que muchos tejidos no reproductores (ej., hueso, 
endotelio vascular, hígado, sistema nervioso central y corazón) expresan cifras bajas de receptores de 
estrógenos (Pérez et al., 2005; Escalante et al., 2002; Suchar et al., 1995; Dubey et al., 1998). 
     Los estrógenos no se almacenan en cantidades apreciables sino que una vez que son secretados, 
pasan a la circulación general, se fijan a proteinas plasmáticas y se distribuyen por todos los tejidos 
corporales, siendo posteriormente destruidas en el hígado principalmente. El estradiol se fija a la 
globulina de transporte llamada, globulina fijadora de hormona sexual (SHBG) (Pasquali et al., 1997) 
y a la albúmina, solo una pequeña fracción circula libre y, por tanto, en forma biológicamente activa 
(Lintelmann et al., 2003). 
     En el hígado, el estradiol circulante se convierte con rapidez en estrona (Abplanalp et al., 1999). 
Un poco de la estrona reingresa a la circulación; sin embargo, la mayor parte de ella se metaboliza 
para formar estriol o estrógeno catecol (Zhang et al., 2007). Mucha de la estrona remanente se conjuga 
para formar sulfato de estrona (Badawy et al., 1979; Noel et al., 1981). El estriol se convierte 
principalmente en estriol 3-sulfato-16-glucurónido antes de su excreción por el riñón (King ,1961).  
     El hígado también conjuga los estrógenos para formar glucurónidos y sulfatos (Noel et al., 1981); 
aproximadamente la quinta parte de estos productos conjugados es eliminada con la bilis, formando 
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una circulación enterohepática importante para el mantenimiento de los niveles de estradiol, y 
cantidades menores pasan a la orina (Lintelmann et al., 2003). 
     Los estrógenos son producidos en humanos y mamíferos por ambos sexos, pero en diferentes 
cantidades. El estradiol juega un rol esencial en la estructura y función del tracto reproductivo del 
macho, formandose en las células de Sertoli. (Lee et al., 2000; Turner et al., 2000; Oliveira et al., 
2002, Zhou et al., 2001) 
     Los efectos fisiológicos, en el caso de las mujeres y hembras de otras especies, comprenden 
acciones vinculadas con el desarrollo, efectos neuroendocrinos involucrados en el control de la 
ovulación, preparación cíclica de las vías de reproducción para la fecundación e implantación, y los 
principales efectos sobre el metabolismo de minerales, carbohidratos, proteínas y lípidos. (Falkenstein 
et al., 2000). 
     A los estrógenos, a la progesterona y gonadotropinas hipofisiarias se deben los ciclos estrales en 
hembras, que comienza con la secreción de gonadotropinas, por medio de la adenohipófisis, que van a 
estimular el desarrollo de los folículos ováricos (Hafez et al., 2002). En la mujer se presenta un solo 
folículo ovárico mensualmente, que madura y segrega 17β-estradiol, éste provoca la liberación desde 
la adenohipófisis de LH, que dispara la ovulación (Pasquali et al., 1997). El patrón de secreción de 
estas hormonas está bien documentado en vacas, bufalo, oveja, cabra, yegua y cerda, pero no muy bien 
en camélidos sudamericanos ni en camellos. En los camélidos la ovulación y fase luteal son inducidos 
solo en hembras empadradas, mientras que  hembras no empadradas no ovulan y muestran solo fase 
folicular. La secreción ritmica de estrógenos tiene correlación con la conducta sexual y receptividad 
del macho por la hembra en las especies de ciclo estral definido.La duración del estro o receptividad y 
el periodo de no receptividad al empadre en camélidos son imprevisibles y altamente variables. La 
relación entre la conducta al empadre de hembras alpacas, llamas y camellos con la dinámica folicular 
(incluyendo la secreción y niveles de hormonas esteroides ováricas) no han sido establecidas. Se ha 
reportado que el estrógeno en camellos es muy variable y parece imposible o difícil de interpretar. No 
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está definitivamente confirmado que en camélidos, como en otras especies, la concentración de 17β-
estradiol es crítico para desencadenar el surgimiento ovulatorio de LH (Deen et al., 2007). 
     La alpaca y la llama pertenecen al grupo de ―ovuladores inducidos‖, donde la copula es necesaria 
para producir el estimulo que desencadena la producción y liberación de hormonas hipofisiarias 
necesarias para la ovulación (Novoa y Leyva, 1996).La conducta de periodos largos de aceptación al 
macho y periodos muy cortos de anestro reflejarian las ondas de crecimiento, maduracion y atresia 
folicular y la presencia continua de foliculos que secretan cantidades adecuadas de estrógeno para 
inducir el celo en alpacas (Fernández Baca et al., 1970 b) y de manera similar en llamas (Adams et al., 
1990).  
     Sumar (1997) sugiere que no existe relación directa entre función ovárica y receptividad sexual en 
hembras alpacas dado que muchas de ellas muestran receptividad aun sin presentar foliculos o con 
foliculos menores de 3mm. 
     Las concentraciones de estradiol están positivamente asociadas con la actividad folicular (Bravo et 
al., 1990b). Así, Bravo et al. (1992), al medir las concentraciones de sulfato de estrona en la orina, 
encontraron que éstas estuvieron elevadas en el día del servicio (30.2 ng/mg creatinina ) indicando, la 
presencia de folículos antrales grandes, pero luego disminuyeron a 11 ng/mg creatinina (Cr) a las 24 
horas del servicio; y, a 5.1 ng/mg Cr para las 48 horas post-servicio o tratamiento con GnRH. 
     Existen estudios hechos por Sumar et al. (1988), que sugiere que el estradiol también ejercería 
algún efecto en la ovulación, ya que se observo después de la copula pero antes de la ovulación, una 
elevación brusca de 100 – 200 pmol a 700 pmol. Aunque Bravo et al., (1990b) demostraron que el 
estradiol de los folículos ováricos no produce el pico pre-ovulatorio de LH sino que éste se da 
directamente estimulado por la cópula; y que además los niveles de 17β-estradiol se mantienen iguales  
por 18 horas post-servicio (12 pg/ml), tendiendo a declinar a las 22 horas y siendo significativamente 
baja hasta las 48 horas post-cópula (5.5 pg/ml) (Bravo et al., 1990a). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
3.1.      Lugar de estudio 
 
     El trabajo se realizó en el Centro de Investigación y Producción (CIP) Quimsachata, anexo de la 
Estación Experimental ILLPA, Instituto Nacional de Investigación y Extensión Agraria (INIA) – 
Puno, Perú. El centro esta ubicado en la provincia de Lampa, distrito de Santa Lucía, a 4,200 m.s.n.m., 
15º04’ de latitud sur y 70º18’ de longitud oeste, que corresponden a la zona agroecológica de puna 
seca, piso altitudinal sub alpino, cuyo clima es de tipo semi – seco frío, siendo la temperatura media de 
7 ºC (máxima 18 ºC y mínima –13 ºC). La  precipitación pluvial oscila entre 400 y 688 mm al año, 
siendo los meses más húmedos de diciembre a marzo.  
 
3.2.      Animales 
 
De un rebaño de alpacas se seleccionaron 85 hembras adultas mayores de tres años, con 
historial reproductivo de haber tenido al menos un parto anterior y con un descanso sexual ≥ 20 días 
post-parto. 
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     Todos los animales recibieron las mismas condiciones de manejo y alimentación bajo pastoreo 
extensivo con pasturas naturales conformada mayoritariamente por gramíneas, ciperáceas, juncáceas y 
leguminosas. 
 
3.3.      Diseño experimental 
 
3.3.1.      Manejo de los animales 
 
     Las hembras fueron servidas con machos enteros de fertilidad comprobada, previa evaluación de 
conducta de receptividad frente al macho, considerando el día de la cópula como el día 0. Se 
consideraron como hembras receptivas las que adoptaron la posición decúbito ventral frente a la 
presencia del macho. 
 
3.3.2.      Toma de Muestra 
 
     Inmediatamente después de la monta, las alpacas fueron contenidas físicamente y se colectó 5-7 ml 
de sangre por punción de la vena yugular. Las muestras fueron centrifugadas a 3000 rpm por 10 
minutos para obtener sueros, los que fueron identificados y almacenados a -20 ºC hasta su análisis. 
 
3.3.3.      Determinación de la tasa de concepción 
 
     Para efecto de determinar la tasa de concepción se utilizó la técnica de ecografía a los 25-27 días 
post copula. El criterio para determinar a un animal gestante fue la observación de una estructura 
anecoica en el útero correspondiente a la vesícula embrionaria y la determinación del embrión en sí.  
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3.3.4.      Determinación de estradiol 
 
     Una vez obtenidas las 85 muestras de suero de alpaca, se realizó la determinación de estradiol, 
mediante la técnica de radioinmunoensayo (RIA). El procedimiento fue realizado en el laboratorio de 
reproducción animal de la Facultad de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San 
Marcos, utilizando el kit comercial DPC California, USA.. La técnica de RIA permite la 
determinación cuantitativa in Vitro del estradiol en suero en fase sólida y se basa en la utilización de 
anticuerpos adheridos en tubos de polipropileno. El estradiol marcado con I125 compite con el 
estradiol de la muestra por los sitios de union en los anticuerpos. 
     El procedimiento comienza colocando a temperatura ambiente todos los componentes. Se utilizo 8 
tubos recubiertos de anticuerpo, el primero para control y los siguientes para los estandares con 
cantidades conocidas de 0, 20, 50, 150, 500, 1800 y 3600 picogramos de estradiol por mililitro (pg/ml) 
y 85 tubos recubiertos de anticuerpo para las muestras. Se añadio 1 ml de estradiol I125 a todos los 
tubos y luego se mezclo en el Vortex. La incubación fue a temperatura ambiente y por tres horas. 
Luego se elimino el sobrenadante decantando y golpeando los tubos contra papel absorbente para 
eliminar las gotas residuales. Para obtener las cuentas de radioactividad se utilizo un contador gamma. 
Los resultados en términos de concentración se determinaron con un programa informático. 
 
3.3.5.      Análisis estadístico 
 
Para efectos del análisis de la información, los niveles de estradiol fueron categorizados, en 
base al reporte en camellos en el día de la monta señalado por Deen et al. (2007), en dos grupos: 
Grupo A (nivel basal de estradiol < 0.5 pg/ml) y Grupo B (Nivel de estradiol > 0,5 pg/ml) y se 
considera la variable preñada o vacía. Los datos serán analizados mediante la prueba de Chi-cuadrado. 
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IV. RESULTADOS 
 
     Los resultados obtenidos en el presente estudio, para las tasas de concepción en alpacas distribuidas 
en dos grupos, segun bajos (<0,5 pg/ml) y altos (>0,5 pg/ml) niveles de estradiol se presentan en el 
cuadro 1, observándose que un mayor número de animales resultaron con bajo nivel de estradiol 
(Grupo A) respecto a los animales de alto nivel de estradiol (Grupo B). 
 
Cuadro 1.- Tasa de concepción y valores séricos de estradiol en alpacas 
 
 
Variable 
Grupo A 
< 0,5 pg/ml) 
(n=61) 
Grupo B 
> 0,5 pg/ml 
(n=24) 
 
Total 
(n=85) 
Preñadas 52,5 % 
(n=32) 
66,7 % 
(n=16) 
56,5 % 
(n=48) 
Vacias 47,5 % 
(n=29) 
33,3 % 
(n=8) 
43,5 % 
(n=37) 
Total 100,0 
(n=61) 
100,0 
(n=24) 
100,0 
(n=85) 
Niveles promedio de 
Estradiol (pg/ml) 
0,02 ± 0,02 2,70 ± 1,06 0,78 ± 0,39 
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     Las alpacas del Grupo B presentaron una tasa de preñez del 66,7 %, mayor que las del Grupo A con 
52,5 %, sin diferencia estadísticamente significativa (p>0,05) La tasa de concepción de las 85 alpacas 
diagnosticadas fue 56,5 %. 
     El promedio general de la concentración de estradiol para las 85 alpacas fue de 0,78 ± 0,39 pg/ml. 
En el Grupo A de las alpacas con bajo nivel de estradiol su promedio fue de 0,02 ± 0,02 pg/ml 
mientras que las del grupo B resultaron con una media de 2,70 ± 1,06 pg/ml.  
     La distribución de las alpacas hembras según edad al momento del servicio y la distribución según 
los niveles de estradiol serico (Grupo A o Grupo B), se presenta en el Cuadro 2. Existe una tendencia 
creciente en la tasa de preñez de las alpacas si se compara las alpacas de 3 años y de 4 a 6 años 
respecto a las de mayor edad. Las tasa de preñez de las alpacas del Grupo B son mayores que las del 
Grupo A aun cuando sin diferencias significativas (p>0,05). Las alpacas que superan los 6 años 
presentan una disminución de las  tasas de concepción. 
 
Cuadro 2.- Efecto de la edad de la madre sobre la tasa de concepción relacionado con el nivel de 
estradiol a la monta 
 
  GRUPO A (n=61)  GRUPO B (n=24)    Total    (n=85) 
Edad Preñada Vacia Total Preñada Vacia Total Preñada Vacia 
3 años 
(n=19) 
56,30% 
(n=9) 
43,70% 
(n=7) 
  
(n=16) 
66,70% 
(n=2) 
33,30% 
(n=1) 
  
(n=3) 
57,90% 
(n=11) 
42,10% 
(n=8) 
4 - 6 años 
(n=30) 
65% 
(n=13) 
35% 
(n=7) 
  
(n=20) 
70% 
(n=7) 
30% 
(n=3) 
  
(n=10) 
66,67% 
(n=20) 
33,33% 
(n=10) 
> 6 años 
(n=36) 
40% 
(n=10) 
60% 
(n=15) 
  
(n=25) 
63,67% 
(n=7) 
36,36% 
(n=4) 
  
(n=11) 
47,22% 
(n=17) 
52,78% 
(n=19) 
Total  
(n=85) 
52,50% 
(n=32) 
47,5 
(n=29) 
  
(n=61) 
66,70% 
(n=16) 
33,30% 
(n=8) 
  
(n=24) 
56,50% 
(n=48) 
43,50% 
(n=37) 
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     El cuadro 3 presenta la tasa de preñez según el tiempo de copula y distribuido según los niveles de 
estradiol. Se observa que a mayor tiempo de cópula se registra una mayor tasa de concepción. Si bien 
las alpacas del Grupo A y del Grupo B con un tiempo de copula menor a 15 min son pocos animales, 
si se considera los animales con 15 a 20 minutos, se observa una tasa de concepción similar en ambos 
grupos (54,20 % y 55,60 %).  En los animales con un tiempo de copula mayor a 20 minutos, se 
observa diferencias entre el Grupo A (48,3 %) y el Grupo B (90,0 %). Hay que señalar que 5 alpacas 
no fueron registradas con la información sobre tiempo de copula. 
 
Cuadro 3.- Efecto del tiempo de cópula sobre la tasa de concepción, según los niveles de 
estradiol. 
 
 
GRUPO A (n=61) 
  
GRUPO B (n=24) 
  TOTAL     (n=85) 
 Tiempo 
Copula Preñada Vacia Total Preñada Vacia Total Preñada Vacia 
TC < 15 min 
(n=8) 
60% 
(n=3) 
40% 
(n=2) 
  
(n=5) 
33,30% 
(n=1) 
66,70% 
(n=2) 
  
(n=3) 
50% 
(n=4) 
50% 
(n=4) 
TC 15- 20 
min 
(n=33) 
54,20% 
(n=13) 
45,80% 
(n=11) 
  
(n=24) 
55,60% 
(n=5) 
44,40% 
(n=4) 
  
(n=9) 
54,50% 
(n=18) 
45,50% 
(n=15) 
TC > 20 min 
(n=39) 
48,30% 
(n=14) 
51,70% 
(n=15) 
  
(n=29) 
90% 
(n=9) 
10% 
(n=1) 
  
(n=10) 
59% 
(n=23) 
41% 
(n=16) 
No registro  
(n=5) 
66,70% 
(n=2) 
33,30% 
(n=1) 
  
(n=3) 
50% 
(n=1) 
50% 
(n=1) 
  
(n=2) 
60% 
(n=3) 
40% 
(n=2) 
TOTAL 
(n=85) 
52,50% 
(n=32) 
47,50% 
(n=29) 
  
(n=61) 
66,70% 
(n=16) 
33,30% 
(n=8) 
  
(n=24) 
56,50% 
(n=48) 
43,50% 
(n=37) 
 
 
     Los resultados para el intervalo parto monta de algunas alpacas se muestran en el cuadro 4, donde 
el mayor porcentaje de animales preñados fueron los de menor intervalo parto monta pero el mayor 
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número de animales tuvieron un intervalo mayor a 30 días, los cuales presentaron una baja tasa de 
concepción. 
 
Cuadro 4.- Efecto del intervalo Parto-monta, sobre la tasa de concepción 
 
  GRUPO A (n=61)   GRUPO B (n=24)   TOTAL     (n=85) 
 Intervalo Preñadas Vacias  Total Preñadas  Vacias  Total Preñadas  Vacias  
Intervalo Parto-Monta  
20d  
(n=9) 
50% 50%   66,70% 33,30%   55,60% 44,40% 
(n=3) (n=3) (n=6) (n=2) (n=1) (n=3) (n=5) (n=4) 
Intervalo Parto-Monta 
21-30 
(n=16) 
45,50% 54,50%   40% 60%   43,80% 56,20% 
(n=5) (n=6) (n=11) (n=2) (n=3) (n=5) (n=7) (n=9) 
Intervalo Parto-Monta 
> 30d 
(n=32) 
50% 50%   87,5 12,50%   59,40% 40,60% 
(n=12) (n=12) (n=24) (n=7) (n=1) (n=8) (n=19) (n=13) 
SiN registro intervalo 
(n=28) 
               
(n=12) (n=8) (n=20) (n=5) (n=3 (n=8) (n=17) (n=11) 
 TOTAL 
(n=85) 
52,50% 47,50%   66,70% 33,30%   56,50% 43,50% 
(n=32) (n=29) (n=61) (n=16) (n=8) (n=24) (n=48) (n=37) 
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V. DISCUSIÓN 
 
     Los resultados obtenidos en el presente estudio, según se presentan en el cuadro 1, sugieren que en 
las alpacas, si bien existe una mayor tasa de preñez en las alpacas incluidas en el grupo B, con un nivel 
de estradiol > 0,5 pg/ml, esta diferencia no es significativa y no puede señalarse que existe una 
influencia de los niveles de estradiol sobre la tasa de preñez, observandose niveles de estradiol basales 
y muy bajos, sin diferencias entre los animales que quedaron preñadas y vacias. Estos resultados se 
asemejan a los valores reportados por Deen et al. (2007) y por Young (1995) en camellos. Deen et al. 
(2007), encontraron perfiles de estradiol sin registrarse elevaciones en los niveles sericos de esta 
hormona al momento del servicio y de hecho, las concentraciones de estradiol para dicho estudio 
fueron muy bajas, basales e indetectables a pesar de que los camellos presentaron folículos maduros.  
     Hay que considerar el rol del estradiol sobre el CL, el cual actuaría evitando su regresión como 
ocurre en los dromedarios parientes cercanos de llamas y alpacas (Skidmore et al.; 1997). Sin embargo 
la hormona de mayor importancia es la progesterona, necesaria para el mantenimiento de la gestación, 
por tal razon los CSA son considerados CL dependientes (Sumar, 1988). 
     En otras especies de rumiantes, los estudios señalan que la elevación de los niveles de estradiol 
durante la fase final de ciclo estral, ademas de ser responsables de la conducta de receptividad, tienen 
un importante rol en el proceso de estimular la secrecion preovulatoria de la Hormona Luteinizante y 
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la consiguiente ovulación y formación del cuerpo luteo (Noseir, 2003). Sin embargo, en base a los 
resultados obtenidos en el presente estudio, se puede sugerir que las tasas de concepción no estarían 
afectadas por el nivel sérico de estradiol presente, inmediatamente después de la monta; a pesar que 
los animales presentan una conducta de receptividad sexual al macho. 
     Respecto a los niveles promedio de estradiol (0,78 ± 0,39 pg/ml) registrados en el presente estudio, 
difieren de los resultados reportados por Aba et al (1995) en llamas, quien reporta niveles de 46±10 
pmol/l (equivalente a 15,1 pg/ml) en llamas. Esta diferencia puede ser atribuida a posibles diferencias 
en la técnica para la determinación hormonal. Sin embargo, los resultados de nuestro estudio muestran 
cierta similitud con los reportados por Deen et al., (2007) en camellos, quien ademas señala que existe 
diferencias en los niveles de estradiol. 
     Los camélidos, como especies de ovulación inducida, presentan receptividad sexual frente a los 
machos en forma continua mientras no sean servidas, esta conducta se debe a un desarrollo folicular 
continuo con la consiguiente secreción de estrógenos, hormona responsable de la manifestación de 
receptividad (Fernandez Baca, 1971). Hay que considerar que en el presente estudio no se realizo una 
evaluación ecográfica al momento del servicio para determinar la presencia de un folículo pre-
ovulatorio. Existe la posibilidad que, si bien las hembras presentaban conducta de receptividad al 
macho, esta aceptación al macho puede ser atribuida a la conducta agresiva del macho, según lo señala 
Sumar (1997). Sin embargo, los niveles promedio de estradiol en las alpacas del Grupo B son bastante 
bajas (2,70 ± 1,06 pg/ml). 
     Estos resultados permiten sustentar la hipótesis que en las alpacas, el estradiol parece desempeñar 
un relativo rol en la conducta de receptividad al macho pero no sobre la tasa de concepción, 
diferenciando de otros  rumiantes dométicos, quienes requieren además de gonadotropinas, la 
influencia del factor FGF (factor de crecimiento fibroblástico), EGF (factor de crecimiento 
epidérmico) y el IGF (factor de crecimiento semejante a la insulina), quienes influyen en el desarrollo 
folicular al promover la proliferación de las células de la granulosa (Monniaux et al., 1997). La IGF-1 
cumple un rol fundamental en el reclutamiento y la selección del folículo dominante, lo que favorece 
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al aumentar la aromatización inducida por la FSH en las células de la granulosa, que lleva al aumento 
paulatino de estradiol en el folículo dominante (Steinkampf et al., 1988).  
     Aun cuando los mecanismos relacionados con la ovulación en camelidos no están claramente 
establecidos, estudios realizados señalan que la ovulación es inducida por la presencia de un Factor 
Inductor de Ovulacion (FIO) presente en el plasma seminal (Adams et al., 2005). La presencia de este 
FIO sugiere que el estradiol no parece ser una hormona clave en el desencadenamiento de la ovulación 
y la posterior formación y desarrollo del cuerpo luteo.  
          El empadre no induce un incremento de la secrecion de estradiol durante la fase preovulatoria  
de la alpaca. En llamas receptivas al macho, la cópula estimula la producción del pico preovulatorio de 
LH para inducir la ovulación (Bravo et a., 1990a). Moenter et al. (1990) observaron en ovejas que el 
estradiol contribuye al pico de LH pero que no necesariamente se presente un surgimiento como tal. 
La ocurrencia de ovulación en camelidos es asi cuestionable y posiblemente, a pesar de los bajos 
niveles de estradiol, estos pueden ser suficientes para la conducta de receptividad y el FIO presente en 
el plasma seminal, inducir el pico de LH esencial para la ovulación. 
     Los niveles elevados de estradiol producidos por el folículo pre-ovulatorio inducen el 
comportamiento de celo; sin embargo, en algunas especies como ovejas y vacas, se requieren de la 
acción sinérgica con cantidades basales de progestágenos (Adams et al., 2008).  
     Los CSA muestran en general una baja tasa de concepción, un 50% de las fallas en concepción son 
atribuidas a mortalidad embrionaria dentro de los primeros 35 días de gestación (Fernández Baca et 
al., 1970b). Leyva y García (2000) encontraron un 12% de mortalidad embrionaria en los primeros 5 
días post-ovulación, sugiriendo un efecto negativo del estradiol de los folículos estrogénicos presentes 
alrededor de este periodo sobre el desarrollo del CL. Aunque Arainga (2002) encuentra la presencia de 
folículos estrogénicos grandes (>7mm) en alpacas con sobrevivencia embrionaria alrededor del día 12 
post-ovulación. Esto indicaría que el efecto del estradiol es prácticamente nulo sobre la tasa de 
concepción en alpacas inmediatamente después de la copula y antes de la ovulación tal como los 
resultados nos muestran. 
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VI. CONCLUSIONES 
 
 La tasa de concepción en alpacas es 52,5% y 66,7 % en alpacas con niveles de estradiol < 0,5  
y > 0,5 pg/ml respectivamente, al momento de la monta, sin diferencias estadísticas (P >0.05). 
 
 El promedio total de la concentración de estradiol es 0,78 ± 0,39 pg/ml con un rango de 0,0 – 
13,0 pg/ml. 
 
 No existe diferencia estadísticamente significativa en las tasas de concepción de alpacas según 
la edad, tiempo de cópula, intervalo parto-monta ni  en alapcas con bajo y alto estradiol. 
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VIII. APÉNDICE 
Apéndice 1. Valores generales de estradiol ( pg/ml) y algunas variables ( edad, intervalo 
parto – monta, tiempo de copula y diagnostico ecografico) en alpacas hembras adultas. 
Nº animal Edad (años) Intervalo Parto-monta Time Copula(min.) Diag.Eco. Estradiol 
1 5 20 d. 18 V 3,56 
2 7 26 d .- V 4,47 
3 3 22 d 21 P 0 
4 7 48 d 29 V 0 
5 7 20 d 16 P 5,86 
6 6 21 d 17 V 4,84 
7 7 20 d 14 V 0 
8 4 .- .- P 1,69 
9 4 25 d 17 V 0 
10 5 20 d 30 V 0 
11 8 23 d 15 P 0,92 
12 3 23 d 37 P 1,45 
13 6 21 d 29 V 0,24 
14 7 .- 40 P 1,84 
15 9 20 d 36 P 0,77 
16 8 25 d 14 V 1,88 
17 3 20 d 19 P 0 
18 5 20 d 14 P 0 
19 8 21 d 19 V 0 
20 9 20 d 21 P 0 
21 9 20 d 16 V 0 
22 9 26 d 29 V 0,11 
23 8 .- 21 V 0 
24 4 .- 16 P 1,95 
25 7 .- 16 V 0 
26 8 .- 23 P 0,26 
27 3 .- 26 V 4,96 
28 10 .- 18 V 0 
29 4 38 d 19 P 13 
30 4 .- .- P 0 
31 3 .- 16 P 0 
32 8 .- 25 V 0 
33 3 37 d 23 P 0 
34 7 .- 21 V 0,23 
35 9 .- 20 P 0 
36 9 .- 14 V 2,24 
37 6 .- 15 V 1,11 
38 9 51 d 24 P 0 
39 6 44 d   V 0 
40 7 .- 22 P 1,25 
41 8 .- 20 P 0 
42 6 .- 25 P 0 
43 7 28 d 17 V 0 
44 4 .- 16 P 0,54 
45 3 42 d 25 P 0 
46 3 33 d 15 P 0 
47 3 33 d 31 V 0 
48 10 37 d 34 V 0 
49 6 47 d 21 P 0 
50 3 79 d 18 V 0 
51 3 50 d 20 V 0 
52 4 28 d 18 P 0 
53 4 .- 19 V 0 
54 6 50 d 29 P 0 
55 5 33 d 14 P 2,94 
56 6 36 d 28 P 0 
57 10 36 d 27 P 0,92 
58 3 28 d 18 V 0 
59 4 44 d 24 P 1,84 
60 10 .- 30 V 0 
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61 11 47 d 20 P 0 
62 3 48 d 14 P 0 
63 4 26 d   P 0 
64 4 43 d 29 V 0 
65 4 45 d 30 P 0,68 
66 3 47 d 37 V 0 
67 3 47 d 27 P 2,69 
68 5 43 d 24 P 0 
69 3 43 d 25 V 0 
70 8 44 d 34 P 1,74 
71 7 33 d 30 V 0 
72 10 36 d 20 V 1,76 
73 9 31 d 17 V 0 
74 6 26 d 20 P 0,46 
75 9 50 d 16 P 0 
76 8 53 d 16 P 0 
77 5 .- 46 V 0 
78 3 43 d 12 V 0 
79 4 .- 31 P 0 
80 4 .- 23 P 0 
81 4 .- 17 P 0 
82 3 .- 14 P 0 
83 3 24 d 16 P 0 
84 8 .- 32 P 0 
85 7 .- 20 P 0 
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Apendice 2. Prueba de Chi cuadrado utilizada para todas las variables. 
Estradiol * Diag.Eco. 
 
Tabla de contingencia
32 29 61
52,5% 47,5% 100,0%
16 8 24
66,7% 33,3% 100,0%
48 37 85
56,5% 43,5% 100,0%
Recuento
% de Estradiol
Recuento
% de Estradiol
Recuento
% de Estradiol
Bajo estradiol
Alto estradiol
Estradiol
Total
Preñada Vacia
Diag.Eco.
Total
 
 
Pruebas de chi-cuadrado
1,414b 1 ,234
,895 1 ,344
1,438 1 ,230
,331 ,172
1,398 1 ,237
85
Chi-cuadrado de Pearson
Corrección por
continuidad
a
Razón de verosimilitudes
Estadístico exacto de
Fisher
Asociación lineal por
lineal
N de casos válidos
Valor gl
Sig. as intótica
(bilateral)
Sig. exacta
(bilateral)
Sig. exacta
(unilateral)
Calculado sólo para una tabla de 2x2.a. 
0 casillas (,0%) tienen una frecuencia esperada inferior a 5. La frecuencia mínima esperada
es 10,45.
b. 
 
 
tpocop1 * Diag.Eco. 
 
Tabla de contingencia
4 4 8
50,0% 50,0% 100,0%
18 15 33
54,5% 45,5% 100,0%
23 16 39
59,0% 41,0% 100,0%
45 35 80
56,3% 43,8% 100,0%
Recuento
% de tpocop1
Recuento
% de tpocop1
Recuento
% de tpocop1
Recuento
% de tpocop1
<15 min
15-20 min
>20 min
tpocop1
Total
Preñada Vacia
Diag.Eco.
Total
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Pruebas de chi-cuadrado
,284a 2 ,868
,283 2 ,868
,280 1 ,597
80
Chi-cuadrado de Pearson
Razón de veros imili tudes
Asociación lineal por
lineal
N de casos válidos
Valor gl
Sig. as intótica
(bilateral)
2 casillas (33,3%) tienen una frecuencia esperada inferior a 5.
La frecuencia mínima esperada es 3,50.
a. 
 
 
 
interparmont1 * Diag.Eco. 
 
Tabla de contingencia
5 4 9
55,6% 44,4% 100,0%
7 9 16
43,8% 56,3% 100,0%
19 13 32
59,4% 40,6% 100,0%
31 26 57
54,4% 45,6% 100,0%
Recuento
% de interparmont1
Recuento
% de interparmont1
Recuento
% de interparmont1
Recuento
% de interparmont1
20 d
21-30 d
>30 d
interparmont1
Total
Preñada Vacia
Diag.Eco.
Total
 
 
Pruebas de chi-cuadrado
1,056a 2 ,590
1,055 2 ,590
,278 1 ,598
57
Chi-cuadrado de Pearson
Razón de veros imili tudes
Asociación lineal por
lineal
N de casos válidos
Valor gl
Sig. as intótica
(bilateral)
2 casillas (33,3%) tienen una frecuencia esperada inferior a 5.
La frecuencia mínima esperada es 4,11.
a. 
 
 
 
 
 
eada1 * Diag.Eco. 
Tabla de contingencia
11 8 19
57,9% 42,1% 100,0%
20 10 30
66,7% 33,3% 100,0%
17 19 36
47,2% 52,8% 100,0%
48 37 85
56,5% 43,5% 100,0%
Recuento
% de eada1
Recuento
% de eada1
Recuento
% de eada1
Recuento
% de eada1
3 años
4-6 años
>6 años
eada1
Total
Preñada Vacia
Diag.Eco.
Total
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Pruebas de chi-cuadrado
2,537a 2 ,281
2,557 2 ,278
1,010 1 ,315
85
Chi-cuadrado de Pearson
Razón de veros imili tudes
Asociación lineal por
lineal
N de casos válidos
Valor gl
Sig. as intótica
(bilateral)
0 casillas (,0%) tienen una frecuencia esperada inferior a 5.
La frecuencia mínima esperada es 8,27.
a. 
 
 
 
Descriptivos 
 
[Conjunto_de_datos1] C:\Documents and 
Settings\Favez\Escritorio\Arturo\Bases SPSS (Arturo).sav 
 
Estadísticos descriptivos
80 12 46 22,36 7,145
57 20 79 34,46 12,428
85 ,00 13,00 ,7788 1,84129
54
tpocopula
interparmont
Estradiol
N válido (según lis ta)
N Mínimo Máximo Media Desv. típ.
 
 
DESCRIPTIVES 
  VARIABLES=tpocopula interparmont Estradiol 
  /STATISTICS=MEAN STDDEV MIN MAX . 
 
 
 
Descriptivos 
 
 
Estradiol = Bajo estradiol 
 
Estadísticos descriptivosa
58 12 46 22,28 6,706
41 20 79 35,68 13,121
61 ,00 ,46 ,0213 ,07896
39
tpocopula
interparmont
Estradiol
N válido (según lis ta)
N Mínimo Máximo Media Desv. típ.
Estradiol = Bajo estradiola. 
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Estradiol = Alto estradiol 
 
Estadísticos descriptivosa
22 14 40 22,59 8,359
16 20 47 31,31 10,144
24 ,54 13,00 2,7042 2,64118
15
tpocopula
interparmont
Estradiol
N válido (según lis ta)
N Mínimo Máximo Media Desv. típ.
Estradiol = Alto estradiola. 
 
 
 
Descriptivos 
 
Diag.Eco. = Preñada 
 
Estadísticos descriptivosa
45 14 40 22,18 6,723
31 20 53 35,35 11,459
48 ,00 13,00 ,8500 2,10360
30
tpocopula
interparmont
Estradiol
N válido (según lis ta)
N Mínimo Máximo Media Desv. típ.
Diag.Eco. = Preñadaa. 
 
 
Diag.Eco. = Vacía 
 
Estadísticos descriptivosa
35 12 46 22,60 7,747
26 20 79 33,38 13,647
37 ,00 4,96 ,6865 1,45535
24
tpocopula
interparmont
Estradiol
N válido (según lis ta)
N Mínimo Máximo Media Desv. típ.
Diag.Eco. = Vaciaa. 
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